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En las Galápagos existen 19 especies de quitones, siete de las cuales son endémicas y una de 
ellas lo suficientemente abundante para soportar una pesquería con potencial económico: la 
canchalagua lisa, Radsia goodallii. Esta especie está incluida en el calendario pesquero de la 
Reserva Marina Galápagos, sin embargo, no presenta regulación específica para su captura 
debido a la falta de conocimiento de su biología. Por medio de análisis histológico (con tinción 
tricrómica) e índices reproductivos (índice de madurez microscópica e índice gonadosomático 
“GSI”), este estudio caracterizó el ciclo reproductivo y la temporada reproductiva de una 
población adulta de R. goodallii en la Isla San Cristóbal, Galápagos. Desde febrero del 2018 
hasta febrero del 2019 fueron recolectados mensualmente y al azar 30 quitones adultos 
(longitud mayor a 50 mm). Los quitones fueron relajados y fijados siguiendo un protocolo de 
cuidado animal. La población de R. goodallii presentó los cinco estadios de desarrollo gonádico 
(EDG) a lo largo del periodo de muestreo y en términos generales, mostró actividad 
reproductiva continua. Para ambos sexos, el índice de madurez microscópica pondera que la 
población se encuentra madura todo el año, con una frecuencia sincrónica de hembras y machos 
en el EDG maduro durante marzo (60-76%), junio-julio-agosto (45-67%), octubre (40-84%), 
diciembre-enero-febrero (50-81%). La intensidad reproductiva (valor de GSI) osciló entre el 3 
y el 6% con estacionalidad de cinco meses entre diciembre y abril (GSI promedio de 3.5) y 
mostrando un pico en marzo (GSI=6.0). En síntesis, esta peculiaridad reproductiva (baja 
intensidad, amplia estacionalidad y alta frecuencia) definen la principal temporada 
reproductiva de R. goodallii entre diciembre y abril, por lo que se podría sugerir una veda 
durante estos cinco meses. 
 
Palabras clave: Radsia goodallii, gónada, temporada reproductiva, ciclo reproductivo, índice 















In the Galápagos Island there are 19 species of chitons, seven are endemic and one of them is 
abundant enough to support a fishery with an economic potencial: Radsia goodallii. This 
species is included in the fishing calendar of the Galápagos Marine Reserve. However, there is 
no specific regulation for its capture due to a lack of knowledge of its biology. Through 
histological analysis (with trichrome staining) and reproductive indices (microscopic maturity 
index and gonadosomatic index “GSI”), this study characterized the reproductive cycle and 
season of an adult population of R. goodallii on the San Cristóbal Island, Galápagos. Since 
february 2018 to february 2019, 30 adult chitons (length greater than 50 mm) were collected 
monthly and randomly. The chitons were relaxed following an animal care protocol. The 
population of R. goodallii showed the five stages of gonadic development (GDS) throughout 
the sampling period, and in general terms, showed continuous reproductive activity. For both 
sexes, the microscopic maturity index weights that the population is mature all year, with a 
synchronous frequency of females and males in the mature GDS during March (60-76%), June-
July-August (45-67 %), October (40-84%), December-January-February (50-81%). 
Reproductive intensity (GSI value) ranged from 3 to 6% with a five-month seasonality between 
December and April (average GSI of 3.5) and showing a peak in March (GSI = 6.0). In 
summary, this reproductive peculiarity (low intensity, wide seasonality and high frequency) 
define the main reproductive season of R. goodallii between December and April, so we could 
suggest fishing restrictions during these five months. 
Keywords: Radsia goodallii, gonad, reproductive season, reproductive cycle, gonadosomatic 
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Los quitones son moluscos marinos de la clase Polyplacofora. Presentan simetría 
bilateral no segmentada con ocho placas o valvas dorsales superpuestas que están bordeadas 
por un cinturón del manto con diversas ornamentaciones como espículas, espinas, setas, 
mechones y escamas. Sus cuerpos son alargados y aplanados dorsoventralmente, con un 
sistema muscular complejo con tres tipos de músculos (oblicuo, transversal y longitudinal) que 
les permite mantenerse sujetos al sustrato y enrollarse ventralmente (Barnes, 1987), lo cual lo 
hacen para protegerse de posible depredadores. La zona ventral de su cuerpo está formada por 
un pie muscular ancho y carnoso que le permite al animal adherirse al sustrato; además los 
quitones poseen una región frontal con una apertura bucal (Barnes, 1987), en donde se ubica 
la rádula con 17 hileras de dientes que son utilizados para raspar el sustrato e ingerirlo (Barnes, 
1987). En cuanto al tamaño, por lo general, los quitones tienden a medir desde unos pocos mm 
hasta 10-15 cm;  las especies de América Occidental alcanzan mayores tamaños, como 
Cryptochiton stelleri que mide 30 cm de longitud, y Acanthozostera gemmata, 15 cm (Gracia 
et al., 2005). Los quitones habitan desde la franja mesolitoral y la zona sublitoral alta rocosa 
hasta profundidades de 7.000 m y pueden vivir en todo tipo de sustrato duro, entre grietas o 
adheridos a las rocas. Se reconocen 900 especies que se distribuyen por todos los mares del 
mundo (Wehrtmann y Cortés, 2009). 
La primera expedición científica a las Islas Galápagos con el propósito de colectar datos 
sobre quitones fue en el siglo XIX; fueron registradas 11 especies de ocho géneros y seis 
familias (Smith y Ferreira, 1977). Registros actuales indican 19 especies litorales y supra 
litorales, de las cuales siete son endémicas y dos con interés económico (Finet et al., 2016). 
Radsia goodallii y Radsia sulcatus son las dos especies endémicas más abundantes en 




Radsia goodallii es una especie que presenta una superficie dorsal completamente lisa 
con presencia de pequeñas nervaduras en las placas; llega a medir entre 11 y 12 cm de largo. 
Su distribución en el archipiélago de Galápagos es la zona intermareal de las islas Isabela, 
Floreana, Genovesa, Marchena, San Cristóbal, Santiago, Española y Santa Cruz (Smith y 
Ferreira, 1977). Radsia sulcatus por el contrario presenta una superficie dorsal más tallada y 
pronunciada en los bordes de las placas. En cuanto a su tamaño, el especimen más grande 
registrado fue de 9,5 cm de largo (Smith y Ferreira, 1977). Radsia sulcatus se encuentra 
compartiendo hábitat con R. goodallii en el intermareal de las islas Fernandina, Baltra, San 
Cristóbal, Santa Cruz, Floreana y Pinzón (Smith y Ferreira, 1977).  
Los quitones juegan un rol importante para la actividad pesquera de Galápagos. En el 
Archipiélago, R. goodallii y R. sulcatus han sido explotadas sin restricción desde la llegada de 
los primeros colonos a principios del siglo XIX (Smith y Ferreira, 1977). Los primeros registros 
oficiales de su pesca fueron por parte de los residentes locales en las cercanías de Academy 
Bay en la Isla Santa Cruz (Smith y Ferreira, 1977). Luego, Herrera et al. (2003) evidenciaron 
restos de valvas a lo largo de las costas de algunas islas como Santa Cruz, San Cristóbal, Isabela 
y Floreana, sugiriendo que éstas, seguidas por las islas Santiago y Genovesa, son las islas que 
más actividad tenían sobre la pesca de estos organismos. Herrera et al. también documentaron 
que el tamaño promedio de captura para ambas especies fue mayor a 8,5 cm de largo (2003). 
Se han encontrado individuos de R. goodallii de 8,22 cm en Santa Cruz y de 11,05 cm en el 
islote Camaño; sin embargo, el tamaño máximo colectado para R. goodallii ha sido de 16,5 cm 
de largo (Herrera et al., 2003). Por otro lado, Murillo (2009) documentó que el tamaño corporal 
promedio de ambas especies cerca de poblados fue menor (2,6 cm y 2,9 cm para R. goodallii 
y R. sulcatus, respectivamente) que aquel para sitios alejados (3,5 y 2,6 cm para R. goodallii y 
R. sulcatus, respectivamente), lo que sugirió un impacto de la pesquería en la estructura 




Oficialmente, la pesca de estos quitones está permitida en Galápagos desde el 2016, 
según el Acuerdo Ministerial Nro 108 y la resolución Nro 62 del Artículo Tres de Pesca en 
Galápagos (Ministerio del Ambiente, 2016). En este acuerdo se permite la pesca, trasporte y 
comercialización de ciertos moluscos (Radsia [Chiton] goodallii, Pleuroploca princeps, 
Hexaplex princeps y Octupus oculifer), peces demersales y pelágicos; sin embargo, no existen 
regulaciones específicas para su captura, por ejemplo, un tamaño mínimo o temporada de 
pesca. 
Los pescadores representan aproximadamente el 11% de la población total de 
Galápagos (Gravez y Gelin, 2006); San Cristóbal es la que mayor productividad tiene, con un 
5.4% de la población dedicada a ella (Molina et al., 2004). Además, al ser especies comunes 
de la zona intermareal rocosa, los quitones son especialmente vulnerables por el fácil acceso 
para los pobladores locales. Se reconoce que la pesca de estos organismos ha pasado de ser 
tradicional y artesanal a tener un valor económico comercial a pequeña escala (Herrera et al., 
2003). Algunos restaurantes, mercados y puestos pequeños de comida venden y ofrecen 
quitones como plato gastronómico. En la Isla Santa Cruz, se recolectan aproximadamente 
1.100 quitones por mes solo para restaurantes (Herrera et al., 2003). R. goodallii es la especie 
más recolectada dentro del Archipiélago y esto se debe a la proporción de tamaño-volumen 
que tiene en comparación con R. sulcatus (Murillo, 2009). 
La sustentabilidad a largo plazo de la pesquería de quitones es importante para la gente 
local del Archipiélago ya que forman parte de su economía. Además, los quitones juegan un 
papel primordial dentro de los ecosistemas marinos. Al ser herbívoros ayudan con la 
distribución espacial y temporal de algas, son indicadores biológicos de contaminación marina 
y favorecen indirectamente durante el proceso larval y de colonización a varios organismos 
como los percebes (Aguilera, 2011). Sin embargo, los estudios disponibles para R. goodallii y 




caracterización poblacional (Herrera et al., 2003). Existe una falta de información acerca de su 
biología reproductiva, desarrollo y crecimiento; aspectos sumamente importantes para 
garantizar la sostenibilidad de sus capturas.  
El conocimiento biológico-reproductivo de los quitones de Galápagos permitiría 
aportar futuras medidas de manejo pesquero sustentable acordes al ciclo y a la temporada 
reproductiva, para comprender cuándo y con qué frecuencia se encuentran maduros o en 
desove. El objetivo de este estudio fue determinar mediante el estudio histológico de gónadas 
completas de los quitones, el ciclo y la temporada reproductiva de una población adulta de R. 





















2.1 Área de muestreo  
Las Islas Galápagos son un conjunto de islas con una superficie total de 8.010 km2, que 
se encuentran situadas a 972 km de la costa ecuatoriana. Las islas más antiguas son San 
Cristóbal y Española formadas hace aproximadamente 5.6 millones de años. La ubicación 
geográfica, aspectos oceanográficos y climatológicos son factores determinantes de la 
diversidad de los hábitats marinos (Proaño, 2005). El Archipiélago posee cuatro biorregiones: 
la primera se encuentra al norte con las islas Darwin y Wolf. La segunda biorregión ubicada al 
noroeste se encuentra conformada por las islas Pinta, Genovesa y Marchena. Ambas 
biorregiones están influenciadas por la corriente cálida de Panamá. La tercera biorregión se 
encuentra al oeste con las islas Fernandina e Isabela; y, la cuarta biorregión está ubicada al 
centro-sureste. La región del oeste y sureste están influenciadas por las corrientes de Cromwell 
y de Humboldt, las cuales son las responsables de los afloramientos en el archipiélago (Edgar 
et al., 2004). Los afloramientos son el surgimiento de agua fría,  rica en nutrientes y son el 
componente principal de la oceanografía del Archipiélago. Las Islas Galápagos poseen dos 
temporadas, la temporada caliente que va de enero a abril en la cual el viento y las corrientes 
de agua fría disminuyen y la Temperatura Superficial del Mar (TSM) aumenta. Mientras que 
la temporada fría va de mayo a diciembre con la influencia de la corriente de Humboldt, la cual 
provoca una disminución en la TSM (Edgar et al., 2004).   
El muestreo de quitones se llevó a cabo en la zona intermareal rocosa de la Isla San 
Cristóbal, ubicada al sureste del Archipiélago (0˚47’58.02” S; 89˚23’55.15” O). La recolecta 
de quitones se realizó a lo largo de 159 km de la costa suroccidental, visitando nueve sitios 
para minimizar el impacto de la extracción de quitones (Vintimilla, 2019). Durante un año y 




del 2018 hasta febrero del 2019 se recolectaron mensualmente 30 individuos de R. goodallii 
considerados adultos (longitud mayor a 5 cm) y seleccionados al azar. Este tamaño se basó en 
la talla mínima establecida como adulto para Chiton articulatus; un quitón con talla común 
similar a la de R. goodallii (Avila-Poveda y Abadia-Chanona, 2013). Cada quitón fue 
recolectado utilizando un cuchillo romo, el mismo fue insertado por debajo del pie, haciendo 
palanca para extraerlo de la roca (Abadia-Chanona, 2015). Se colocó a cada quitón en una 
hielera con agua de mar para relajarlos, debido a que los quitones se contraen como respuesta 
al estrés. Finalmente, se los trasportó al laboratorio de ecología marina del “Galápagos Science 
center” (GSC). 
2.2 Proceso de relajación y fijación 
Cada quitón fue sometido a un proceso de relajación y fijación para facilitar la 
extracción de la gónada completa. Este proceso permite conservar al individuo en su estado 
original y se basó en el protocolo establecido por Avila-Poveda y Abadia-Chanona (2013). Se 
sometió a los quitones a intercambios graduales de agua salada y agua dulce (50:50) durante 1 
hr, añadiendo 5 ml de etanol al 70%. Posteriormente, a cada organismo se le inyectó etanol al 
70% por los surcos superior e inferior para fijarlo. Se realizó el mismo procedimiento pasando 
un día, tres veces a la semana. Posterior a esto, se los conservó hasta realizar el proceso 
histológico en contenedores de vidrio de 5 lt con etanol al 70%.  
2.3 Morfometrías 
Utilizando un calibrador ± 0.01mm se midió la longitud total del organismo incluyendo 
el manto (LT), el largo de la concha (LC), el ancho total con manto (AT), el ancho de la concha 
(AC) y el largo del pie. Se registró el peso corporal (PT), utilizando una balanza analítica ± 




2.4 Proceso de disección 
Para la extracción de la gónada se utilizó el protocolo establecido por Abadia-Chanona 
et al. (2016). Los pasos de extracción de la gónada se muestran en la Figura 1 y se describen a 
continuación. Con la ayuda de una cuchilla se extrajo el cinturón del manto (Fig. 1A); mediante 
la inserción de la cuchilla se separó las placas comenzando desde la primera sobrepuesta en la 
parte anterior hasta la posterior, separándolas completamente del músculo (Fig. 1B); luego se 
realizaron dos cortes longitudinales en la parte anterior a cada lado del surco de inserción de 
los órganos digestivos, con la finalidad de desprender músculo y exponer a la gónada (Fig. 
1C); luego se separó cuidadosamente el sistema digestivo de la gónada (Fig. 1D) y se pesó la 
gónada (GW) ± 0.01g utilizando una balanza analítica (OHAUS PA313); finalmente la gónada 
fue cortada en pequeñas secciones transversales para el posterior proceso histológico (Fig. 1E).  
2.5 Proceso de histología  
Los cortes transversales de la gónada se colocaron en histocassets y fueron almacenadas 
en etanol al 70%. Luego fueron deshidratadas en concentraciones de etanol creciente (70%, 
80% y 96%), cada uno durante dos cambios de 1 hr. Posteriormente, las muestras fueron 
aclaradas con dos baños de citrisolv, luego, fueron impregnadas en parafina para finalmente 
ser incluidas y generar cubos con parafina.  
 Una vez listos los cubos, se procedió a realizar cortes de 5 µm con un micrótomo de 
rotación (Leica RM2125 RTS). Previo al proceso de tinción, la placa con la muestra se colocó 
en el horno a una temperatura de aproximadamente de 63°C por 3 hrs, para eliminar el exceso 
de parafina (Abadia-Chanona, 2015). Las placas fueron teñidas con el método tricrómico de 
Crossmon modificado (hematoxilina de Groat, eritrosina B-naranja G y azul tripan o verde luz; 
Abadia-Chanona et al., 2016). Estos tintes básicos, ácidos y vitales son importantes ya que 
muestran una gran cantidad de tejidos, por ejemplo el conectivo, gránulos de vitelo, procesos 




gametos (ovogonias, ovocitos primarios y secundarios), donde existen más compuestos 
citoquímicos ácidos que van a tener gran afinidad a los tintes básicos y van a permitir una mejor 
observación de estructuras celulares de la gónada y características claves de los gametos en 
cada estadio (Abadia-Chanona et al., 2018). Se colocó en el mesón 22 contenedores de vidrio 
previamente numerados y etiquetados con la solución indicada en cada uno: 1) citrisolv, 2) 
citrisolv, 3) etanol al 96% 4) etanol al 96%,  5) agua destilada, 6) hematoxilina de Groat, 7) 
agua de grifo, 8) eritrosina B-naranja G, 9) agua destilada, 10) agua ácida (de ácido 
fosfomolibdico al 1%), 11) agua destilada, 12) azul tripan, 13) agua destilada, 14) agua ácida 
(de ácido acético al 1%), 15) agua destilada, 16) etanol al 96%, 17) etanol al 96%, 18) etanol 
al 96%, 19) citrisolv, 20) citrisolv. Los tiempos en la tinción variaban según el reactivo, 10 min 
en citrisol, 5 min en etanol, 1,5 min en eritrosina, 3 min en hematoxilina y 45 seg en azul tripan. 
El agua ácida y el agua destilada solo necesitaron de segundos. Finalmente, al cambiar la 
canastilla de un contenedor a otro se sacudió en una esquina de manera lenta y continua para 
eliminar los excesos de la solución. Después del tren de tinción se selló cada laminilla con un 
cubreobjetos. 
2.6 Criterios y observación de los estadios de desarrollo de la gónada 
Se utilizó el mismo criterio del caso de estudio de C. articulatus en los estadios de 
desarrollo gonadal (GDS; Abadia-Chanona et al., 2016). Se clasificó a los GDS en cinco fases 
(detalladas a continuación), donde se puso énfasis en la estructura anatómica general de la 
gónada, considerando que anatómicamente ésta se comporta como un único folículo gonadal. 
También se tomó en cuenta el desplazamiento y la posición de los gametos en toda la gónada, 
desde su formación en la parte ventral hasta su evacuación en la parte dorsal. La observación 
del corte transversal de la gónada fue de manera panorámica desde la parte ventral hacia la 




abarcar las características anatómicas de la gónada, su formación, desarrollo, maduración, 
desove y reposo para así poder establecer los GDS (Figs. 3 y 4). 
2.7 Descripción de los estadios de maduración  
2.7.1 Goniogénesis (estadio I) 
Se observa que el lumen gonadal de la parte ventral tiene presencia de ovogonias en las 
hembras y espermatogonia en los machos (Figs. 3 y 4). El lumen de la parte dorsal se encuentra 
vacío, se comienza a visualizar epitelio germinal junto a la pared gonadal. En hembras, las 
ovogonias están formadas completamente y comienzan a aparecer los ovocitos primarios con 
vacuolas y ovocitos secundarios granulosos. Por el contrario, las espermatogonias, 
espermatocitos y espermáticas se distinguen completamente bordeando el epitelio germinal. 
2.7.2 Desarrollo (estadio II) 
Se observa un epitelio germinal más grueso y voluminoso. La parte ventral del lumen 
gonadal se encuentra lleno de ovogonias, ovocitos primarios, secundarios y ovocitos más 
granulados con un núcleo más definido y pequeñas prolongaciones del casco del ovocito en 
hembras. Mientras que, en machos, las espermatogonias, espermatocitos y espermátidas 
comienzan a acumularse del epitelio germinal hacia el lumen ventral (Figs. 3 y 4). 
2.7.3 Madurez (estadio III) 
El epitelio germinal es delgado y se visualiza vasos sanguíneos ciliados en hembras, y 
no ciliados en machos. El lumen ventral y dorsal están llenos de ovocitos y espermatozoides 
maduros ubicados muy juntos entre sí. En hembras, el ovocito maduro tiene prolongaciones 
del casco del ovocito, completamente formadas (Figs. 3 y 4). 
2.7.4 Desove (estadio IV) 
El epitelio germinal comienza a separarse. En hembras el epitelio es discontinuo y en 
machos es abundante y grueso. La parte ventral de la gónada está vacía y la parte dorsal tiene 




se encuentra únicamente rodeada por espermatozoides sin presencia de espermatocitos o 
espermátidas. La cantidad de vasos sanguíneos es más notoria en este estadio (Figs. 3 y 4). 
2.7.5 Reposo (estadio V) 
El lumen dorsal y ventral en hembras y machos está vacío, sin embargo, suele haber 
pocos remantes de ovocitos maduros o espermatozoides en machos. El epitelio germinal es 
escaso y discontinuo en hembras y continuo y abundante hacia la pared gonadal en machos 
(Figs. 3 y 4). 
2.8    Ciclo reproductivo 
El ciclo reproductivo (frecuencia y temporalidad) de los organismos en cada uno de los 
estadios de desarrollo gonádico se representó de dos maneras. Primero, a través del cálculo de 
las frecuencias de los organismos observados en cada uno de los estadios de desarrollo 
gonádico. Esto se logró multiplicando la cantidad de organismos en cada uno de los estadios 
de desarrollo gonádico por cien y dividiendo este número para el total de organismos en los 
cinco estadios. Segundo, para comprender la temporalidad de cada estadio gonádico de R. 
goodallii durante 1 año, se utilizó el índice de madurez microscópica (IMMi): 
(𝐼𝑀𝑀𝑖) =
∑[1(𝐸1) + 2(𝐸2) + 𝑛(𝐸𝑛)]
𝑁
 
Donde, E1 es el número de individuos en el estadio I, E2 el número de individuos en el 
estadio II, En es el número de individuos en el estadio n (III-maduros, IV-desove, V-reposo). 
Finalmente, N es el número total de organismos colectados mensualmente. Este índice se basa 
en una previa observación microscópica del desarrollo sexual de la gónada, el cual permite 
examinar el GDS de la población estudiada, en cada mes de muestreo. 
2.9 Temporada reproductiva 
La temporada reproductiva es descrita como el periodo en el cual un organismo se 




(GSI), el cual se basa en una relación entre el peso de la gónada y el peso corporal del quitón. 
Se sacan medias muestrales y ± desviaciones estándares independientes del GDS, durante todo 





Donde PG es el peso de la gónada y PT el peso corporal total del individuo. Para los 
valores obtenidos del índice se asume que los valores más altos son de los individuos que tienen 
mayor cantidad de gametos maduros en la gónada (estadio III-maduro), mientras que los 
valores más pequeños indican notoriamente el vaciado total de la gónada (estadio IV-desove o 
V-reposo).  
2.10 Temperatura vs. variación de la frecuencia en estadio de madurez y desove    
Al no haber disponibles datos in situ de temperatura superficial del mar, se obtuvo datos 
de temperatura de aire de la estación meteorológica del GSC, para compararlos con los estadios 















3. RESULTADOS  
3.1 Ciclo Reproductivo  
Las observaciones microscópicas de la gónada y la diferenciación de los cinco estadios 
permitieron encontrar la frecuencia con la que ocurre el desarrollo de los estadios de la gónada 
(GDS) para ambos sexos en conjunto y por separado (Fig. 5). Como generalidad, los cinco 
estadios de desarrollo de la gónada (GDS) se presentaron durante el periodo completo de 
muestreo (Fig. 5a). El patrón de frecuencia de cada uno de los cinco GDS mostró una tendencia 
similar entre sexos a lo largo del muestreo, excepto con los estadios de goniogénesis (GDS-I) 
y reposo (GDS-V) que estuvieron presentes principalmente en las hembras (Fig. 5b). Los 
estadios de madurez (GDS-III) y desove (GDS-IV) se observaron durante todo el muestreo con 
frecuencias altas, entre 46,15% y 70% 
3.1.1 Hembras  
El estadio de goniogénesis se observó de febrero a marzo y de julio a noviembre. Las 
frecuencias fueron bajas entre 6,67% y 7,14%, excepto en febrero del 2018 con 60%. El estadio 
de desarrollo ocurre a lo largo de todo el año, con frecuencias entre 10 y 53,33%, con el mes 
de septiembre siendo el más alto. El estadio de madurez ocurrió durante todo el muestreo, 
excepto en febrero del 2018, con la mayor frecuencia en marzo, junio, julio y diciembre, con 
valores entre 56,52% y 81,82%. El estadio de desove se observó a lo largo de todo el muestreo, 
exceptuando por junio. La frecuencia más alta fue en noviembre con 57,1%, y la más baja en 
diciembre con 9,09%. Finalmente, las hembras en estadio de reposo se presentaron únicamente 
en febrero, marzo y julio del 2018, con frecuencias entre 6,67% y 20% (Fig. 5b). 
3.1.2 Machos  
En machos, el estadio de goniogénesis no se observó durante todo el muestreo. El estadio 




frecuencias entre 16,67% y 50%. El estadio de madurez ocurrió durante todo el muestreo, con 
la mayor frecuencia en marzo y octubre (76,92% y 84,62%, respectivamente), y la frecuencia 
más baja en mayo con 18,18%. El desove se observó a lo largo de todo el muestreo con 
frecuencias entre 16,67% y 50%. Los meses de abril y enero presentaron las frecuencias más 
altas entre 50% y 55,56% y octubre con la frecuencia más baja de 15,38%. Únicamente en 
noviembre se observó organismos en estadio de reposo, con una frecuencia muy baja del 8,33% 
(Fig. 5c). 
3.1.3 Índice de madurez microscópica 
El IMMi a nivel poblacional (ambos sexos) indica que el quitón R. goodallii se 
encuentra durante todo el año en estadio de madurez (GDS-III, Fig. 6). Se observa que las 
hembras tienen periodos de desarrollo (GDS-II) en febrero. Los machos mostraron tendencia 
a madurez (GDS-III) durante todo el año, menos en febrero del 2018 y enero del 2019, que 
mostraron desove (Fig. 6). 
3.2  Temporada reproductiva 
 
3.2.1  Índice Gonadosomático (GSI) 
 
El GSI a nivel poblacional (ambos sexos) indica que el quitón R. goodallii tiene un 
periodo reproductivo continuo durante todo el año. Febrero y abril del 2018 presentaron valores 
entre 2,91% ± 0,34 y 3,55% ± 0,41, respectivamente, y marzo presentó un pico de 6,15 % ± 
0,67. Estos valores descendieron a partir de abril hasta alcanzar los valores más bajos en mayo 
y septiembre (0,88% ± 0,14 y 0,53 ± 0,11, respetivamente), con un ligero incremento en junio 
y agosto (1,77% y 2,13%, respectivamente). Después de septiembre, los valores se volvieron a 
incrementar hasta diciembre, para luego volver descender hasta alcanzar el valor de 2,63% ± 




3.3 Temperatura vs. variación de la frecuencia en estadio de madurez y desove    
Los datos de temperatura de aire claramente muestran la estacionalidad del Archipiélago, 
con temperaturas más altas durante los primeros seis meses del año, y más bajas durante el 
resto (Figs. 8 y 9). El valor máximo registrado fue de 26,7oC en febrero del 2019 y el mínimo 
de 21,7oC en agosto. Sin embargo, esta estacionalidad no se vio relacionada de una manera 
consistente con los estadios de madurez y desove (los cuales fueron los más frecuentes para la 
población estudiada de quitones). A partir de marzo del 2019 las temperaturas descienden hasta 
agosto; de manera similar, la frecuencia de individuos maduros disminuye (Fig. 8), pero solo 
hasta mayo del 2018, a partir de lo cual estas frecuencias empiezan a aumentar. Por el contrario, 
durante estos mismos meses, la frecuencia de individuos en desove aumenta primero y 
disminuye después (Fig. 9). Por el contrario, durante la segunda mitad del año (de agosto 2018 
a febrero del 2019), los estadios de madurez y desove aumentan al igual que lo hace la 

















A lo mejor de nuestro conocimiento, este estudio es el primero que describe el ciclo y 
la temporada reproductiva del quitón R. goodallii en la Isla San Cristóbal, Galápagos. Se 
observó un ciclo reproductivo continuo durante todo el año, con una temporada de 
reproducción de diciembre a marzo. Generalmente, los ciclos y la temporada reproductiva 
varían dependiendo de la especie y la latitud. Un ejemplo es  Chiton cumingsii que tiene dos 
periodos de desove en machos y uno solo en hembras, lo cual no observamos en R. goodallii 
para ambos sexos, porque podría estar ligado a las condiciones específicas de cada zona (Sotil-
Caycho, 2004). Giese et al. (1959) reportan que algunas especies de quitones se reproducen 
más de una vez durante la temporada, mostrando ritmos mensuales o bimensuales. 
A pesar de que R. goodallii mostró un ciclo continuo para los estadios de madurez y 
desove, los estadios de goniogénesis y de reposo fueron casi únicos en las hembras. Esto podría 
estar relacionado con la temperatura, porque R. goodallii presentó mayor frecuencia en el 
estadio de goniogénesis en el mes de febrero, el cual muestra una temperatura superior a 24oC. 
Esta temperatura es aproximada a la reportada en otros estudios, relacionados con el inicio de 
la gametogénesis. Sotil-Caycho (2004) reportan una temperatura entre los 19 y los 20oC, para 
el desarrollo gametogénico de algunos invertebrados marinos como el quitón Chiton 
pelliserpentis. Otro factor influyente pudo ser la proporción de machos vs. hembras reportadas 
para el mes de febrero. Strathmann y Eernisse (1987) mencionan que los machos son los que 
anteceden el tiempo en el que empieza la gametogénesis de las hembras. Esta proporción de 
15 hembras, dos machos y la modificación de la estructura térmica de la TSM, explicaría 
porque posiblemente hubo un retraso en el ciclo reproductivo (Ishiyama, 1995).  
Los quitones al ser organismos ectotermos, como muchos invertebrados, van a 




en los ciclos reproductivos y la maduración de gametos (Giase et al., 1959). Otros estudios en 
diferentes regiones del mundo muestran que los quitones tienen ciclos reproductivos anuales 
con una temporada reproductiva estacional, la cual varía según la especie y las condiciones del 
ambiente. La temperatura parece ser un factor que influye en el ciclo reproductivo de la 
población estudiada de R. goodallii en la Isla San Cristóbal, Galápagos. Se observó que la 
frecuencia de los estadios de madurez y desove no mostraron un patrón claro la primera parte 
del año (entre febrero y agosto 2018). Sin embargo, la segunda parte del año se observó un 
patrón más claro. Los meses de junio, julio, agosto y octubre para el estadio maduro 
presentaron frecuencias altas a temperaturas bajas. Esto pudo deberse a variables ambientales 
como las corrientes de Humboldt y Cromwell durante la época fría (mayo a noviembre) que 
son las responsables de los afloramientos en el Archipiélago y pudieron influenciar de diferente 
forma en los ciclos y la temporada reproductiva de esta especie (Edgar et al., 2004). Sotil-
Caycho (2004) reporta que el Chiton iatricus muestra un rápido crecimiento gonadal con la 
presencia de los afloramientos. Por otro parte, de diciembre a abril, es decir durante la época 
caliente, se presentaron altas frecuencias de individuos en estadio maduro. Esto demuestra que 
durante estos meses la gónada se encontraba llena de gametos maduros. Himmelman (1978) 
sugiere que las temperaturas crecientes están relacionadas con la producción de gametos en 
etapas finales, lo que explicaría el llenado de las gónadas durante estos meses.  
Se observó que durante la época caliente el mes de marzo fue el que presentó el pico 
más alto en el índice gonadosomático. Esto pudo ser producto del desarrollo de una onda 
Kelvin fría (Comité ERFEN, 2018), la cual provocó una disminución de la TSM por debajo 
del promedio normal mensual, a final de enero del 2018. Para febrero del 2018, por la fase 
convectiva de la oscilación Madden-Julian, se promovió la generación de una onda Kelvin 
cálida, la cual modificó la estructura térmica de la TSM estos dos meses, provocando un pico 




generados por posibles eventos del El Niño producen variaciones en los estadios de la gónada, 
ocasionando el adelanto de algunos estadios. 
Otra de las razones que explicarían las frecuencias altas del estadio de madurez en 
marzo y diciembre podría deberse a la cantidad de luz o heliofanía reportada durante estos 
meses. Los datos reportados por la Estación Científica Charles Darwin (2018) sobre la cantidad 
de luz a la que estos individuos estaban expuestos durante el día fue de un promedio de 11 
horas al día por lo que, podríamos sugerir que al ser individuos ectotermos su reproducción 
pudo verse influenciada por una serie de parámetros, como el tiempo de exposición y la 
intensidad de luz, la cual es una fuente de estímulo para el proceso de maduración gonádica en 
los quitones.  
En los meses de abril, noviembre y enero 2019 se encontró mayor frecuencia en el 
estadio de desove. En el mes de abril se reportó la presencia de fuerte de los vientos alisios del 
sureste, que provocaron una estructura diferente del frente ecuatorial, no propia de la época 
caliente (Comité ERFEN, 2018). Esta afectación, juntamente con el decreciendo de 10C en la 
TSM durante marzo y abril (Instituto Oceanográfico de la Armada, 2018), pudo generar un 
desove facultativo, que consiste en una respuesta provocada por una combinación de factores 
ambientales que ocasionaron una variación estacional y si las condiciones se tornan óptimas se 
producirá un desove (Arellano-Martínez et al., 2004). Esto se ha reportado para Chiton 
articulatus en México (Abadia-Chanona, 2015).  
Posteriormente, en noviembre observamos que la TSM reflejó condiciones propias de 
la época,  relacionada con la corriente fría de Humboldt, la cual influye en la productividad y 
disponibilidad de los nutrientes en las islas. En presencia de afloramientos, la cantidad de 
productores primarios va a ser mayor al igual que la de fitoplancton (Edgar et al., 2004). 
Artículos como Strathman y Eernisse (1998) mencionan que los desoves pueden estar 




Plaxiphora paeteliana inducen el desove en presencia de fitoplancton. Álvaro-Romero et al. 
(2018) reportaron para noviembre del 2018 densidades altas de fitoplancton a lo largo de la 
costa Ecuatoriana y Peruana, siendo ésta producto de las agua frías ricas en nutrientes. Esto 
último podría estar relacionado con la alta frecuencia de desove que se obtuvo para R. goodallii 
en el mes de noviembre.  
En cuanto a los datos obtenidos para enero del 2019, la alta frecuencia de desoves 
durante este mes sobrepasó el 50%; esto pudo deberse a que durante este mes la precipitación 
promedio fue de 70 mm, con lluvias moderadas, provocadas por la humedad de la tropósfera, 
ondas de Kelvin y la oscilación Madden-Julian (Comité Erfen, 2019) que disminuyen los 
niveles de salinidad del mar y estimulan la liberación de gametos (Ascencio et al., 2015).  Los 
valores de salinidad del mar dependen de la cantidad de lluvia de la zona; el promedio de 
salinidad en el océano varía entre 33 y 37 unidades prácticas de salinidad (UPS). Las 
precipitaciones reportadas para el mes de enero del 2019 mostraron lluvias entre 7 y 10 días 
por encima de la normal climatológica (Comité Erfen, 2019). Al comparar estos valores con 
las cartas de salinidad reportadas por La Comisión Climatológica del Pacífico (2019), se 
encontró que el nivel de salinidad estuvo al borde del promedio (34 UPC). Lo que podría 
ocasionar una posible liberación de gametos. El artículo de Supan y Wilson (2001) reporta la 
liberación de gametos con valores de 10-34 UPS de salinidad para el Chiton virginica al norte 
del Golfo de México. De igual forma Neto et al. (2013) mencionan que valores bajos de 
salinidad estimulan las paredes del folículo gonadal; provocando la liberación de gametos.  
En el 2018 las hembras presentaron un patrón muy diferente en el ciclo reproductivo 
que en febrero del 2019. Esto podría estar relacionado a factores ambientales como el cambio 
de la TSM en enero del 2018 por la aparición de la onda Kelvin fría y la oscilación Madden-
Julian en febrero del 2018 (Erfen, 2018), que modificó la estructura térmica de la TSM y otros 




cambios en las fluctuaciones de la TSM podrían implicar la reducción o el retraso del ciclo 
reproductivo (Ishiyama, 1995). 
Otro factor influyente pudo ser el incremento de la TSM en febrero del 2019 de 20C 
mayor que lo reportado para 2018 (Inocar, 2018). En este sentido al ser ectotermos el 
calentamiento del océano induce a cambios fisiológicos en la reproducción, influenciando la 
liberación y producción de gametos con temperaturas crecientes (Himmelman, 1978). Esto 
último podría explicar por qué los estadios de madurez se reportaron con más frecuencia en 
febrero del 2019.  
Por último, se observó que lo machos presentaron mayor frecuencia que las hembras en 
los estadios de madurez y desove. Esto podría deberse a que los machos tienen un proceso de 
desarrollo más acelerado, con una baja frecuencia en el estadio de reposo. Esto nos da a 
entender que, los machos pueden ser los desencadenantes del inicio de madurez (Abadia-
Chanona et al., 2018). Himmelman (1978) corrobora esta afirmación diciendo que los machos 
liberan esperma antes que las hembras para estimular la madurez lo cual explicaría la 
competencia gamética y el por qué invierten más que las hembras en el gasto somático (Parker 
et al., 2018).  
La sustentabilidad a largo plazo de la pesquería de quitones es importante para la gente 
local del Archipiélago. La falta de estudios disponibles sobre la biología reproductiva ha 
dificultado la implementación de medidas de manejo pesquero sustentable acordes al ciclo y a 
la temporada reproductiva. En este estudio se describe la peculiaridad reproductiva de R. 
goodallii, indicado su amplia estacionalidad y continuidad en el estadio de madurez, la 
temporalidad del estadio de desove y madurez durante todo el año y un periodo reproductivo 
con un pico alto en el mes de marzo. Basándome en los meses que presentaron mayor 
frecuencia en los estadios de madurez y desove, y el pico más alto en el índice gonadosomático, 




que se podría sugerir restricciones de pesca durante estos cinco meses. Por otro lado, mediante 
el análisis de otra información, por ejemplo, de la caracterización del origen de la gónada, 
también se podría determinar a futuro la talla de madurez sexual con el fin de proporcionar 
medidas más específicas de captura, como por ejemplo una talla mínima. Con estas medidas 
se empezaría a manejar de una manera más adecuada estos recurso con el fin de garantizar su 
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6.  ANEXO A: FIGURAS 













Figura 7. Proceso de disección y extracción de la gónada en poliplacóforos. Fuente: Abadia-












Figura 8. Sección transversal de la gónada masculina de un quitón. El rectángulo representa 
un diagrama panorámico de observación para identificar cada GDS. (a) aorta; (EG) epitelio 
germinal; (LD) lumen parte dorsal; (LV) lumen parte ventral; (vsc) vasos sanguíneos ciliados; 






Figura 9. Etapas de desarrollo de la gónada (GDS) en una sección transversal de la parte 
reproductiva de un testículo de quitón. Las flechas indican el paso de una etapa a otra. Fuente: 
Abadia-Chanona et al. (2016). 
 
 
Figura 10. Etapas de desarrollo de la gónada (GDS) en una sección transversal de un ovario 

















Figura 11. Frecuencia mensual a lo largo de un año de las etapas de desarrollo de la gónada 
del quitón R. goodallii en la Isla San Cristóbal, Galápagos. (a) machos y hembras, (b) hembras, 
y (c) machos. I: Goniogénesis, II: Desarrollo, III: Madurez, IV: Desove, V: Reposo. El número 







Figura 6. Variación mensual del IMMi para el quitón R. goodallii en la Isla San Cristóbal, 
Galápagos. I: Goniogénesis, II: Desarrollo, III: Madurez, IV: Desove, V: Reposo.  
 
 
Figura 7. Índice gonadosomático (GSI) del quitón R. goodallii de la Isla San Cristóbal, 



















Figura 12. Relación de la temperatura del aire con la variación de frecuencias de organismos 













Figura 9. Relación de la temperatura del aire con la variación de frecuencias de organismos en 
el estadio de desove del quitón R. goodallii en la Isla San Cristóbal, Galápagos. 
 
 
 
